



















Abstract:  Phloretin  (a  flavonoid  abundant  in  apple),  has  antioxidant,  anti‐inflammatory,  and 
glucose‐transporter  inhibitory  properties.  Thus,  it  has  interesting  pharmacological  and 
nutraceutical  potential.  Bone‐marrow mesenchymal  stem  cells  (MSC)  have  high  differentiation 
capacity, being essential for maintaining homeostasis and regenerative capacity  in  the organism. 
Yet, they preferentially differentiate into adipocytes instead of osteoblasts with aging. This has a 
negative  impact on bone  turnover, remodeling, and formation. We have evaluated  the effects of 
phloretin  on  human  adipogenesis,  analyzing  MSC  induced  to  differentiate  into  adipocytes. 
Expression  of  adipogenic  genes,  as  well  as  genes  encoding  OPG  and  RANKL  (involved  in 
osteoclastogenesis),  protein  synthesis,  lipid‐droplets  formation,  and  apoptosis,  were  studied. 
Results showed that 10 and 20 μM phloretin inhibited adipogenesis. This effect was mediated by 









Phloretin  (2’,4’,6’‐trihydroxy‐3‐(4‐hydroxyphenyl)‐propiophenone)  is  a  flavonoid 
belonging  to  the  chalcone  class.  It  is  abundant  in  fruits  such  as  apple,  pear,  and 
strawberries  [1–3].  Its pharmacological properties  include  its high antioxidant capacity 
[4],  anti‐inflammatory  activity  [3,5,6],  and  its  ability  to  inhibit  glucose  transporters 
(GLUT) [7]. Thus, phloretin has been proposed  for different clinical applications. They 
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others  [15].  Bone  marrow  and  adipose  tissue  have  been  the  main  sources  used  by 
researchers for their isolation and study. MSC have interesting immunomodulatory and 








[20].  In  the  case of  individuals with pathologies  such  as  obesity  and  type  2 diabetes, 
increasing adiposity tissue in bone marrow has been related to diseases like osteoporosis 
[21]. In addition, adipocytes in bone marrow are an important source of nuclear factor ‐
kappa B  ligand  (RANKL), which  is an activator of osteoclast and bone resorption  [22]. 
Thus, an  increase  in bone‐marrow adiposity decreases bone  formation capacity, which 
increases bone‐fracture risk. That  is due  to a decrease in osteoblasts and an  increase  in 
bone resorption, due to activation of osteoclastogenesis. 
Excessive adipose  tissue, mainly white adipose  tissue, can  lead  to obesity. This  is 
characterized by an imbalance between consumed and expended energy [23]. Obesity is 
currently  an  epidemic  in  developed  countries.  Thus,  the World Health Organization 
estimates that in 2016 there were 1.9 million adults with overweight and 650 million with 






adipocytes  through  adipogenesis.  In  this  scenario,  different  therapies,  based  on 
controlling and inhibition of adipogenesis, have been proposed. They take into account 
the  importance  of  adipogenesis  in  developing  obesity  [25].  Among  the  suggested 
therapies  is  the  use  of  natural  products  derived  from  plants,  particularly  those with 
antioxidant  properties  [26].  Consumption  of  phytochemicals  or  drugs  that  inhibit 
differentiation  of MSC  into  adipocytes may  have  positive  effects  on  the  treatment  of 
pathologies  such  as  obesity  [27]. Currently,  existing  pharmaceutical  drugs  to  combat 
obesity are based on products that act at the neuronal level on appetite, or on hormones 
such as incretins [28]. Other alternative therapies for the treatment of obesity have also 
been  proposed.  They  include  induction  of  adipocyte  apoptosis,  through  natural  or 
chemically synthesized compounds [29]. In addition, these treatments could potentially 






























MSC  were  induced  to  differentiate  into  adipocytes,  using  the  following  adipogenic 
medium: culture medium without bFGF supplemented with 5 x 10–7 M dexamethasone, 





Cell  viability  was  determined  using  3‐(4,  5‐dimethylthiazolyl‐2)‐2,5‐
diphenyltetrazolium bromide (MTT) (Sigma‐Aldrich). MSC were seeded at a density of 





was  measured,  using  absorbance  at  650  nm  as  a  reference,  with  a  PowerWave  XS 












and  535  emissions,  using  an  Infinite  F200  Pro  fluorometer  from  Tecan  (Mannedorf, 
Switzerland). 
   












image,  stained  areas  were  normalized  with  the  number  of  cells  (oil  red‐O  area/cell 
number). 
2.5. Quantification of Gene Expression by Quantitative Real‐Time PCR 





Quantitative  real‐time  PCR  (QRT‐PCR)  was  carried  out  on  a  LightCycler  96 


















































































quantified  with  the  Bio‐Rad  DC  Protein  Assay  Kit  (Bio‐Rad),  according  to  the 
manufacturer’s instructions. 
Subsequently,  15–20  μg  of  protein  from  each  sample was  loaded  into  an  8–16% 
acrylamide  nUView  Tris‐Glycine  Precast  Gel  from NuSeP  (Germantown, MD,  USA) 
under denaturing conditions. Electrophoresis was carried out in a Mini‐Protean (Bio‐Rad) 
system.  Then,  the  proteins were  transferred  into  a  polyvinylidene  difluoride  (PVDF) 
membrane  (Bio‐Rad),  using  a  Trans‐Blot  Turbo  Transfer  System  from  the  same 
manufacturer. Then, membranes were blocked with a 5% solution of skimmed milk, in 
Tris‐Tween Buffered Saline (TTBS) buffer (20 mM Tris‐HCl pH 7.6, 150 mM NaCl, and 




Biotechnology  (Dallas, TX, USA),  in 1% milk  in TTBS. After  incubation,  the antibodies 
were removed, the membranes were washed with TTBS and incubated with the secondary 
























by a Dunnett  test  to  identify significant differences between control and treatments, or 
Tukey’s  test  to  identify significant differences between pairs of  treatments. Differences 
were  considered  statistically  significant  when  p  <0.05.  At  least  three  replicates  per 
parameter studied were analyzed. All graphs show the mean plus standard error of the 
mean (mean ±SEM). 































This  decrease  was  significant  with  20  μM  phloretin,  both  in  NG  and  HG, with  no 
statistically  significant  differences  between  both  conditions  of  glucose  concentrations 
(Figure 3C). 







Considering  the  above data  and  in order  to  test whether phloretin  affected MSC 
viability during adipogenic differentiation, viability was studied at days 6 and 13 after the 
start of adipogenic differentiation,  including non‐induced controls.  In  the  latter,  tested 
concentrations  of phloretin did not  affect viability  at  either  of  the  two  times  studied. 
Nevertheless, MSC maintained in HG medium had in all cases lower viability than those 
maintained  in NG  (Figure  3D).  In MSC  induced  into  adipocytes,  the  viability  in  all 
treatments and times was also lower in cells maintained in HG compared to those in NG. 
In  both  differentiated  and  undifferentiated MSC,  phloretin  treatments  did  not  affect 
viability at day 6. However, at day 13, the two highest concentrations of phloretin tested 







solute carrier  family 2 member 4  (GLUT4). PPARG2  is a master  transcription  factor  in 
adipocyte differentiation; LPL, FABP4, and GPD1 are involved in lipid metabolism and 
GLUT4  encodes  an  insulin‐regulated  transporter  of  glucose.  All  of  them  were 
downregulated  in  the  presence  of  10  and  20  μM  phloretin  in  the  two  glucose 














glucose.  *p <0.05 vs. cultures not  treated  (0 μM of phloretin). #p <0.05 vs. cultures  in 5.5 mM of 
glucose treated with the same phloretin concentration. 

































by  beta‐catenin.  Protein  expression  studies  showed  that  at  day  6  after  the  start  of 









13  of  adipogenic  differentiation,  in  cultures  treated with  the  highest  concentration  of 
phloretin (Figure 6B). 










components  of  the  LRP5/LRP6/Frizzled  co‐receptor  group,  being  involved  in  the 
canonical Wnt/ beta‐catenin pathway [44]. On the other hand, Dickkopf‐related protein 1 
(DKK1) is an antagonist of the Wnt/β‐catenin pathway that acts by preventing LRP5/LRP6 
co‐receptors  to  activate  the WNT  signaling  pathway  [44].  Gene  expression  of  genes 









The  results described  above  show  that phloretin  inhibits  adipogenesis when  it  is 
present  in  the  culture  medium  from  the  beginning  of  adipogenic  differentiation. 
However,  it would  also  be  interesting  to  evaluate  the  effect  of  phloretin  on  already 
differentiated  adipocytes.  For  this  purpose, MSC  were  induced  to  differentiate  into 
adipocytes for 13 days. At that time, cells with a large accumulation of lipid droplets in 
the cytoplasm were observed, which can be considered mature adipocytes. These cells 
were then  treated with different concentrations of phloretin  (0, 1, 10, and 20 μM)  for 5 
days. Then, lipid‐droplet content, adipogenic gene expression, and protein levels of beta‐










Figure  7.  Effects  of  phloretin  on  adipocytes  treated  for  5  days  from  day  13  of  the  start  of 
differentiation. (A) Representative light‐microscopy pictures (200X) of oil red‐O staining of cultures 
treated with different  phloretin  concentrations. Graphs  show  oil  red‐O  quantification  and  cell‐
number estimation by image analyses. (B) Gene expression of adipogenic marker genes (PPARG2, 
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a  decrease  in  cell  viability  and  cell  number  in  cultures.  These  effects  suggested  that 
phloretin might be inducing apoptosis of these cells. To test this possibility, the expression 
of BCL2 anti‐apoptotic and BAX pro‐apoptotic genes was quantified at day 13 after the 
start  of  adipogenic  differentiation.  As  shown  in  Figure  8,  expression  of  BCL2  gene 
decreased  with  the  concentration  of  phloretin  in  the medium,  while  that  BAX  was 
induced. This  leads  to  a  significantly  lower  ratio  of BCL2/BAX  expression  in  cultures 
treated with 10 and 20 μM phloretin (Figure 8). 
In addition to the expression of these two genes, the presence of caspase 3‐positive 
apoptotic  cells  was  studied  in  both  undifferentiated  cultures  and  those  induced  to 
differentiate into adipocytes at day 13, in presence of different concentrations of phloretin. 
In undifferentiated MSC  cultures, no  significant  changes  in  the number  of  caspase  3‐






adipogenic  differentiation  of MSC  cultures,  in  presence  of  0,  1,  10,  and  20  μM  of  phloretin. 
BCL2/BAX ratio is also represented. *p <0.05 vs. cultures no treated (0 μM of phloretin). 































human bone marrow MSC  induced  to differentiate  into adipocytes. The  formation and 
accumulation of lipid droplets in the cytoplasm is the main phenotypic feature displayed 
by adipocytes, in the late stages of differentiation [45]. Phloretin, at concentrations of 10 
and  20  μM,  decreased  the  formation  of  these  vesicles  by  two  to  threefold.  The 
concentrations used were  in  the  range of  those observed  in plasma  from rats  fed with 
phloretin supplements (22 mg/day). In these animals, values of 54 μM were obtained 10 h 
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after  supplementation  [46]. One  of  the  properties  of  phloretin  is  its  ability  to  inhibit 
glucose transporters, and thus the uptake of glucose into cells [47]. Therefore, in a first 
analysis  of  how  phloretin  could  affect  adipogenesis,  two  conditions  of  glucose 
concentration in the medium were evaluated: 5.5 mM (NG) and 25 mM (HG). The study 
of glucose uptake in cells maintained in NG medium showed a significant decrease with 
phloretin  concentration. However, under HG  conditions,  no  significant  changes were 
observed.  This  suggests  that  a  high  glucose  concentration  in  the  medium  partly 
counteracted the inhibitory effect of phloretin on glucose transporters. In this regard, it 
has  been  observed  that  increased  glucose  in  the medium  protected  tumor  cells  from 
phloretin‐induced  apoptosis,  through  inhibition  of  type  II  glucose  transporter  [48]. 
Glucose  availability  influences  adipogenic  differentiation  because  it  is  required  as  an 
energy source and substrate for the formation of lipids to be stored in lipid droplets [49]. 
However, although HG phloretin did not significantly decrease glucose uptake, under 
these conditions,  the  inhibition of adipogenesis was similar  to  that obtained  in the NG 




adipogenesis.  Its  upregulation  at  the  onset  of  adipogenic  differentiation  induces 
expression  of  transcription  factor  C/EBPα.  This  factor,  acting  synergistically  with 
PPARG2, activates the differentiation program toward mature adipocytes [50], regulating 
the  expression of genes  involved  in  lipid metabolism  and  in  response  to  insulin  [51]. 
PPARG2 activity  is also critical  in  later stages of differentiation and  in maintaining the 
viability of mature adipocytes. Indeed, they die in the absence of expression of such genes 
[52].  Therefore,  its  downregulation  by  phloretin  prevents  the  correct  process  of 
adipogenesis  and  formation  of  lipid  droplets,  even when  treatment  is  performed  on 
mature adipocytes.  In  fact, expression of LPL, FABP4, and GPD1 genes, which encode 
proteins  involved  in  fat metabolism,  and whose  transcription  is  induced  by  PPARG, 
through peroxisome proliferator‐activator response elements (PPARE) in their promoters 
[51,53–55], were also downregulated in cultures treated with the highest concentrations 
of  phloretin.  That  was  observed  for  both  in  cultures  treated  from  the  beginning  of 
adipogenic  differentiation,  as  well  as  the  ones  treated  after  13  days  of  induced 
differentiation. This is positively correlated with the decrease in lipid‐droplets formation 
observed in these cultures. 
Another  gene  negatively  regulated  by  phloretin  was  the  one  encoding  GLUT4 
glucose transporter. It belongs to the class I facilitative glucose transporters. Its encoding 
gene  is  expressed mainly  in  the heart,  skeletal muscle,  adipose  tissue,  and brain  [56]. 
Unlike other transporters, its function is regulated by insulin. It is present in the cytoplasm 
of cells,  in vesicles  from which  it  is  translocated  into  the plasma membrane, under the 
influence  of  insulin  [57].  Regulation  of  GLUT4  transcription  depends  on  different 
transcription factors, including PPARG2. Interestingly, the latter in its unliganded form 
represses GLUT4 transcription, by binding to its promoter. However, when PPARG2 is 
activated  by  a  ligand,  it  separates  from  the  promoter  of  the  GLUT4  gene.  As  a 
consequence,  its  transcription  is upregulated  [58]. Therefore,  repression  of GLUT4  by 














PPARG agonist and,  in  contrast  to what was observed  in our  study, as an  inducer of 
GLUT4  expression  [33]. Additionally,  in pig preadipocytes,  it has been described  that 
phloretin  increased  adipogenesis  and GLUT4  gene  expression  [32]. However,  in  such 
studies, phloretin  treatment of diabetic C57BL BKS‐DB mouse model decreased blood 
glucose  levels, but did not  increase  fat content, as might be expected based on  in vitro 





statistically  significant  effect  on  adipogenesis. Additionally,  expression  of  adipogenic 
markers  at  concentrations of  100  μM declined with  respect  to  that of  50  μM.  In  such 
studies, it was observed that phloretin inhibited glucose uptake into cells differentiated 
into  adipocytes. However,  interestingly,  although GLUT1  repression  inhibits  glucose 
uptake and adipogenesis, phloretin treatment of GLUT1 knocked‐down cells  increased 
adipogenic differentiation. Therefore, the authors concluded that the effect of phloretin 
on  adipogenesis  was  independent  of  glucose  uptake  [34].  Yet,  such  data  are  partly 
contradictory to those described by other authors, which observed an increased glucose 
uptake in phloretin‐treated adipocytes [32,33]. 
The  discordance  of  research  results  from  different  authors,  including  the  ones 














adipogenesis  [31,59],  concentrations  of  25,  50,  and  100  μM  of  phloretin  have  been 
described  to  inhibit  the  accumulation  of  lipid  droplets  [36]. Additionally,  in  3T3‐L1, 
extracts of Cyclopia maculata and Cyclopia subternata, which are rich in phloretin, inhibit 
adipogenesis  [65].  In  addition,  phloretin  treatment  of  3T3‐L1  cells  differentiated  into 
adipocytes decreases  lipid  accumulation  and downregulates  expression  of  adipogenic 
markers, such as PPARG  [35]. These results are similar  to  those obtained  in our study 
when MSC differentiated  for  13 days  into  adipocytes were  subsequently  treated with 
phloretin. 
In vivo  studies have  shown  that phloretin prevents high‐fat diets weight gain of 
obese  mice,  increases  insulin  sensitivity,  decreases  hepatic  lipid  accumulation,  and 
downregulates PPARG2 gene expression [30]. In another study also performed with obese 
mice  induced  by  a  high‐fat  diet,  intraperitoneal  treatment  with  phloretin  not  only 
prevented the weight gain of the animals but also reduced it. In the liver of these animals, 
phloretin  inhibited  lipogenesis and promoted  lipolysis. Furthermore,  in HepG2 cells (a 
human  liver cancer cell  line)  induced with oleic acid  to accumulate  fat,  treatment with 















Cell form changes  from an elongated  fibroblast‐like morphology  into a practically 
spherical  one,  during  adipogenesis.  Such  morphogenesis  requires  cytoskeleton 
remodeling, adapting the cytoplasm to the formation and accumulation of lipid droplets 
[41].  In  the  early  stages  of  adipogenesis,  a  decrease  in  the  synthesis  of  cytoskeleton 
components  such  as  β‐  and  γ‐actin,  as well  as  vimentin,  α‐  and  β‐tubulin  has  been 
observed. Such changes can be greater than 90% for actin and tubulin [67,68]. This process 
is  critical  during  adipogenesis.  Indeed,  treatment  of  adipose‐derived  stem  cells  in 










our results show a tendency  to  increase such expression, although  it  is not statistically 
significant.  This  may  be  related  to  the  fact  that  GAPDH  has  multiple  (pleiotropic) 






induces  differentiation  into  osteoblasts,  while  repressing  PPARG2  expression.  That 
inhibits the differentiation into adipocytes [43,71]. In adipocytes, there was an increase in 





of  β‐catenin protein  increased and  favored osteogenic differentiation  [72].  In our case, 
beta‐catenin was induced with 10 and 20 μM phloretin at day 13, but not at day 6, after 
differentiation  induction.  This  suggests  that  the  anti‐adipogenic  effect  of  phloretin  is 
partly mediated by the increased expression of β‐catenin, mainly affecting the late stages 















processes  as  well,  such  as  induction  of  cell  migration  and  invasion,  inhibition  of 
mitochondrial metabolism,  enhancement  of  angiogenesis,  regulation  of  transcription‐









catenin.  LRP6 mRNA  levels  tended  to  increase  at  day  6  with  phloretin  treatments. 
However,  such  variations  were  not  statistically  significant  at  any  studied  time  of 
adipogenic induction. Interestingly, LRP6 is the main co‐receptor of the Wnt/beta‐catenin 
pathway  in adipocytes. Besides, activation of  the LRP6 gene  inhibits differentiation of 
human  MSC  into  adipocytes  [78].  Nevertheless,  under  physiological  conditions  of 
adipogenic  differentiation  gene  expression  of  LRP6  remains  constitutive  [79].  In  this 
regard, DKK1 is an inhibitor of the Wnt/beta‐catenin pathway, which acts as an antagonist 
by binding to LRP5/6 [44]. It is noteworthy that DKK1 increased its expression at day 6 












increase  cellular  senescence  [80].  This  may  have  a  negative  impact  on  regenerative 
capacity under hyperglycemic conditions, mainly in diabetic patients [81]. 










lipid  and  glucose metabolism  of  these  cells,  further  inducing  their  apoptosis.  Indeed, 
interestingly,  phloretin  has  antitumor  effects  in  human  colorectal  cancer,  through 
downregulation of glucose‐transporter 2 (GLUT2) expression. This is because tumor cells 
need a significant glucose supply to maintain their proliferative and metabolic capacity 
[3,47].  Additionally,  phloretin may  favor  apoptosis  of mature  adipocytes,  due  to  its 
PPARG‐inhibitory  capacity.  As  previously  discussed,  inhibition  of  this  transcription 
factor in mature adipocytes promotes their death [52]. However, in 13‐day‐old adipocytes 
treated  with  phloretin  for  5  days,  our  results  showed  no  variation  in  cell‐number 
estimation, with  respect  to untreated  cultures. Therefore, more  studies  are  needed  to 
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further  investigate  the  mechanism  by  which  phloretin  induces  adipocyte  apoptosis. 
Likewise, whether this effect has a certain specificity when delivered in vivo. This could 
partly explain the anti‐obesity effects of phloretin. In addition, it would be interesting to 





















[87],  these  results  show  that  consumption  of  phloretin‐enriched  products may  have 
positive  effects  for prevention and  treatment of different pathologies,  such as obesity. 
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